













bacteria,  fungi, and even some  insects,  they are especially prevalent  in  the plant kingdom. This 
review focuses on the RIPs from cereals. Studies on the taxonomical distribution and evolution of 
plant RIPs suggest  that cereal RIPs have evolved at an enhanced  rate giving  rise  to a  large and 
heterogeneous RIP gene family. Furthermore, several cereal RIP genes are characterized by a unique 











Ribosome‐inactivating  proteins  (RIPs)  are  enzymes  that  can  irreversibly  inhibit  protein 
translation by depurinating  the ribosomal RNA. Despite  the fact  that RIP genes are also found  in 
fungi, bacteria, and even  in some  insects,  they are  thought  to have originated  in plants  [1,2]. The 
















sperm DNA, poly(A)  and Tobacco Mosaic Virus  (TMV) RNA  [11].  For  these  reasons RIPs were 
considered as polynucleotide:adenosine glycosidases  (PAG)  [11–13]. Some authors also attributed 
other more  exotic  enzymatic  activities  to  RIPs  such  as DNAse  [14],  RNAse  [15],  chitinase  [16], 
phosphatase  [17],  lipase  [18], and superoxide dismutase activities  [19].  It cannot be excluded  that 
these presumed activities were due to contaminants in the RIP preparations as reviewed in Peumans 
et al.  [20]. However, more  recent  studies  suggest  that at  least  some RIPs  from  several Phytolacca 
species and Beta vulgaris possess endonuclease activity and/or superoxide dismutase activities.  In 




lot of plant  species  (reviewed by Schrot  et al.  [27]).  Interestingly,  some of  these proteins did not 












that there are  large differences  in the toxicity of RIPs [32]. Overall, the toxicity  is the result of the 
combined effects of: (i) Efficient binding to the cell surface; (ii) Uptake; (iii) Ability of the protein to 
reach the cytosol of the host cell; and (iv) Intracellular stability. 









for  example  transferrin,  since malignant  cells overexpress  the  transferrin  receptor  [35]. Although 
some of these RIP based toxins showed promising results in clinical trials, a lot of problems arose 
concerning immunogenicity and aspecific toxicity of the toxins. The use of biomaterials such as gold 
















evolved  at  a  higher  rate  resulting  in  some  unique  structures,  domain  architectures,  activation 














non‐plant  taxa  can  be  explained  through  horizontal  gene  transfer  from  the  plant  RIP  lineage, 
Lapadula  et  al.  [45]  favor  the  idea  that  some paralogous genes  exist  in  the  common  ancestor of 
bacteria and eukaryotes. The main weakness of this hypothesis is the absence of RIP genes in Archaea 
[45]. In the interest of this review we will only discuss the evolution of RIPs in the plant kingdom. 
The main  findings  from our  in silico analyses  indicate  that:  (i) RIPs are not ubiquitous since RIP 


















According  to  the evolutionary model  (Figure 1), an ancestral RIP domain was developed  in 

















































species and  the occurrence of chimeric  forms  that are not  seen outside  this clade. Because of  the 




are  less  complex.  In  future, more  and  better  genomic  and  transcriptomic  sequencing  data  can 
hopefully solve the complex evolutionary puzzle of the RIP gene family in Poaceae/cereal species. In 
parallel it is also very important to conduct biochemical analyses and to characterize the biological 








(3D)  fold. Ricin,  the RIP  from Ricinus communis, was  the  first RIP  for which  the 3D structure was 













(Table 2). The Tyr residues are  involved  in  the stacking of  the substrate adenine. Residue Y80  (in 
RTA) can adopt different conformations depending on the liganded state. For example, in the native 
ricin structure Y80 blocks  the active site cleft and a  ligand must displace  the side chain  to enable 
binding into the pocket [50]. Glu and Arg are the key residues for catalysis. Arg protonates the N3 of 
the  ribose  ring  hereby  forming  a  ribose  carbocation which  is  stabilized  by Glu  [54]. Next  to  its 
stabilizing role, it is also proposed that Glu serves as a general base with nucleophilic water molecules 
for the depurination reaction [47,55]. The nucleophilic attack by the activated water molecule breaks 





RTA  Y80  Y123  E177  R180  W211 
Maize RIP1 = b‐32  Y94  Y130  E207  R210  W241 




from  other  plants  revealed  some  differences.  The  α‐helix  B  and  β‐strand  6  in  the  N‐terminal 
subdomain are absent  in  the maize RIP1 and  the anti‐parallel β‐strands 7 and 8  in  the C‐terminal 
subdomain are  replaced by a  short  α‐helix  in maize RIP1  [58]. Unique  for  the maize RIP1  is  the 











An  important  feature  in  the  synthesis  of  cereal RIPs  is  the  occurrence  of unique  activation 
mechanisms that have not been reported in RIPs from species outside the grass family. Walsh et al. 
[28]  first  reported  that  the maize RIP1  (pI of 6)  is expressed and  stored as an  inactive precursor 

















based on a rabbit reticulocyte  lysate  [28,58,64]. However, proteolytically activated proRIP1  is still 
more active than the active MOD mutant [65]. The excision of an internal peptide to render an active 
form resembles the processing of certain human hormones, such as insulin, and represents a unique 











of  the protein.  Indeed, addition of  the unprocessed  form did not  inhibit  translation  in a  cell‐free 
system based on a  rabbit  reticulocyte  lysate. However, pretreatment of  the proRIP2 with papain 
resulted in inhibition of translation. Since the proRIP2 is not specifically expressed in seed tissue as 
is the case with proRIP1, the question remains whether activation in vivo is caused by exposure to 
endogenous  proteases  (as  shown  for  proRIP1  during  germination)  or  by  exposure  to  proteases 









































unprocessed  N‐terminal  RIP  domain  and  the  processed  N‐terminal  RIP  domain.  In  a  rabbit 
reticulocyte lysate, full length JIP60 and the processed RIP domain completely abolished translation, 
whereas  the unprocessed RIP domain did not. A  comparative analysis of  the polysomal profiles 
allowed the mode of action of translation inhibition to be analyzed. In the case of unprocessed JIP60, 
there was a drastic decrease in ribosome binding to the transcripts which was not the case with the 










G3.  Especially  the  G2  helix  is  of  particular  interest  because  this  region  displays  two  different 
conformations within the bRIP1 structure: it occurs as a 310 helix or as a loop. As with other RIPs the 




































the  translation‐factor‐recruiting  function of  the ribosomal stalk  in reaching  their  target site on  the 




TCS,  but  when  the  stalk  proteins  were  replaced  by  their  eukaryotic  counterparts,  the  hybrid 
ribosomes  became  susceptible  to  TCS. These data  suggest  that  the  difference  in  ribosomal  stalk 
proteins explains why RIPs like TCS and RTA are not active against prokaryotic ribosomes compared 
to PAP. 
TCS  and  RTA  interact  with  the  P2  peptide,  a  conserved  C‐terminal  11  residue‐sequence 
“SDDDMGFGLFD” of the stalk proteins and this property was suggested to be a general theme for 
many RIPs  [49,73,86]. The binding mechanism of TCS  to  the P2‐peptide was  first elucidated and 
revealed that the basic residues K173, R174 and K177 in TCS form favorable electrostatic interactions 









Maize  RIP1 was  also  reported  to  interact with  the  P2  peptide  of  the  acidic  stalk  proteins 
[58,68,90]. However, the interaction between maize RIP1 and the P2 peptide is significantly different 
compared to TCS and RTA. As mentioned previously, the β‐strands 7 and 8 of the C‐terminal domain 
that  form  the P2 binding  site on TCS, are  replaced by an  α‐helix  in maize RIP. Therefore  it was 
suggested  that  the P2 binding site  in maize RIP1 might be different compared  to other RIPs  [58]. 
Using chemical‐shift perturbation NMR (CSP‐NMR) analysis the P2 binding site of maize RIP1 was 
mapped to a stretch of four lysine residues (K143–146) in the N‐terminal part of the maize RIP1 [68]. 






























a  lot  of  RIPs  to  ribosomes,  is  conserved  among  all  eukaryotes.  So  if  P2  interaction  is  the  only 






circumvent  the depurination of host  ribosomes, plants protect  themselves  from  the effect of  their 
RIPs.  Most  RIPs  are  synthesized  with  N‐terminal  signal  sequences  that  target  them  to  the 
endomembrane system, away from the ribosomes [96]. Additional carboxy terminal extensions are 









are  not  very  active  on  conspecific  ribosomes  [64].  This  also  suggests  that  the  removal  of  the 
inactivation loop is not a measure to protect the host ribosomes. No results are available for the effect 
of the second maize RIP [67] on conspecific ribosomes. 
Tritin,  the RIP  found  in wheat  germ, was  reported  to  be  inactive  against wheat  ribosomes 
[103,104], while other studies suggested it could inhibit conspecific ribosomes at least to some extent 
[102,105]. Massiah and Hartley [104] reported the existence of a second RIP in wheat that was not 
found  in  the seeds but  in  the  leaves. Therefore  they referred  to  the originally discovered  tritin as 
tritin‐S while  the  leaf form was given  the name  tritin‐L. The authors showed  that  the S‐form was 
























RIPs  are  supposed  to  help  plants  in  safeguarding  them  from  pathogenic  fungi,  viruses,  or 




Species  RIP  Tissue  Role in Defense  In Planta Function 
Zea mays 
Maize RIP1 (= 





















































plants  expressing  the maize RIP1 did not  significantly  reduce  the disease  severity  caused by  the 
fungal pathogens Rhizoctonia solani and Magnaporthe griseae [113]. However, when the protein was 
overexpressed  in  tobacco RIP1  it did  confer  increased protection  against Rhizoctonia  solani  [111]. 




assays  conducted  with  Fusarium  verticillioides  and  leaves  from  transgenic  maize  ectopically 







were  used  in  choice  assays.  The  caterpillars  used  in  the  feeding  assays  were:  corn  earworms 
(Helicoverpa zea),  fall armyworms  (Spodoptera  frugiperda), European corn borers  (Ostrinia nubilalis), 
cabbage  loopers  (Trichoplusia  ni),  and  Indian meal moths  (Plodia  interpunctella). Only  the  papain 
activated RIP1  showed  some  significant  effect on  the  caterpillars  and  the degree of  toxicity was 
strongly dependent on the species tested. The toxic effects ranged from 70% mortality for the cabbage 
looper to no effect on the Indian meal moth. For the choice assays the following beetle species were 







feeding was  reduced on  transgenic plants  compared  to wild  type plants and  there was a higher 
mortality  in  the population  fed  on  the  transgenic plants. The  survivors were  characterized  by  a 
reduced bodyweight. The degree of damage to the plants caused by Helicoverpa zea was significantly 
though inversely correlated with RIP1 levels present in the plants [118]. Tobacco hybrids, obtained 
by  crossing a maize RIP1 expressing  line with a  tobacco  line overexpressing  the  tobacco anionic 
peroxidase  also  showed  enhanced  resistance  against  the  corn  earworm  (Helicoverpa  zea)  and  the 
cigarette beetle (Lasioderma serricorne). Transgenic plants were less prone to feeding by both insects 
compared to wild type plants. This effect was again inversely correlated with overexpression levels 
of both proteins  in  the  tobacco plants  [119]. Finally, maize plants ectopically overexpressing both 
maize  RIP1  and  a wheat  germ  agglutinin were more  resistant  to  feeding  by  larvae  of  the  fall 













kernel  [67]. The RIP1 gene  is  found on  chromosome 8 where  it  is under  control of  the opaque‐2 
regulatory locus and its expression is controlled developmentally. In contrast the RIP2 gene is located 
on chromosome 7 and RIP2 expression is responsive to environmental stimuli. Bass et al. [67] showed 
that RIP2  expression  is higher upon drought  stress,  and  a Chuang  et  al.  [69]  reported  that RIP2 
accumulates in maize leaves after caterpillar attack, suggesting a role for RIP2 in the defense against 
herbivory. This  role of RIP2 was already hinted by  the  fact  that  the position of  the RIP2 gene on 
chromosome 7 coincides with a strong QTL for caterpillar resistance [122]. Chuang et al. [69] reported 
that RIP2  expression  strongly  increased  in  leaves  after  feeding of  the  fall  armyworm  (Spodoptera 














fed on maize  leaves was  the maize RIP2. Furthermore,  in  the Western blot analyses polypeptides 
corresponding to the processed form of RIP2 were detected, suggesting that the protein is activated 
by insect proteases [69]. 















characteristic  for  caryopsis  of  other  cereals  such  as  barley,  maize,  and  wheat  [63,123–125]. 
Seetharaman  et  al.  [126]  extracted  and  partially  purified  these  sorghum AFPs  and  tested  their 
biological activity against the grain molding pathogens Fusarium moniliforme, Curvularia lunata, and 
Aspergillus flavus in vitro. They reported that a mixture containing several AFPs was most inhibitory 
against  the pathogens. RIP  levels  in  sorghum  caryopsis are highest at 15 days post anthesis and 
subsequently decreased, while the other AFP levels increase during development and only go down 
when grain maturity  is reached  [127]. Rodriguez‐Herrera et al.  [128] compared  the  levels of  these 














accumulates  to high  levels during  late  seed development,  and  inhibits  the growth of  the  fungal 
pathogens T.  reesei and F.  sporotrichioides  in vitro. However,  the  inhibitory effect was much more 
pronounced when a mixture containing the RIP and other AFPs such as glucanase and chitinase was 
used, suggesting that the effect of RIP30 is enhanced when the fungal cell walls are permeabilized by 




powdery mildew  (Erisyphe  graminis)  or  leaf  rust  (Puccinia  recondita)  colonies while wheat  plants 
overexpressing chitinase or an antifungal protein from the fungus Aspergillus giganteus did reduce 
the disease symptoms. Transgenic wheat plants overexpressing an apoplastic targeted version of the 
barley  seed RIP were  not  or  only moderately  protected  against  Erysiphe  graminis  but  did  show 
protection against  the powdery mildew  (Blumeria graminis). Co‐expression of other AFPs  such as 






RIP  and  chitinase  showed  enhanced  resistance  to Rhizoctonia  solani  in  a  greenhouse  assay  [134]. 










































of  an OsRIP18 promoter‐GUS  construct  confirmed  the  tapetum  specific  expression.  Furthermore 
Jiang et al. [38] showed that the tapetal expression increased after polyethylene glycol and salinity 
stress,  suggesting  a  role  of  the  gene  in  drought  and  salinity  tolerance.  Rice  plants  ectopically 
overexpressing the RIP showed significantly increased tolerance to drought and high salinity stress, 







al.  [69] showed  that next  to caterpillar  feeding, a combination of mechanical wounding and ABA 









mediates  coleoptile  senescence  by  cleaving  the  sarcin/ricin  domain  of  conspecific  ribosomes. 
RALyase is an enzyme that cleaves the phosphodiester bond at the depurination site of tritin. It was 
suggested  that  this  enzyme  completes  the  translational  arrest  caused  by  tritin,  by  reducing  the 
residual  translational  elongation of  the depurinated  ribosomes  [139].  Senescence  is  an  important 




















processing. Similar  to  classical RIPs  the processed N‐terminal RIP domain  inhibits  translation by 













transcripts.  It  has  already  been mentioned  that  both  the  complete  JIP60  protein  as well  as  the 
processed RIP domain completely abolished translation, albeit in a different way. Interestingly the 
effect  of  the  eIF4E  domain  derivative  had  no  effect  on  the  translation  of  the  transcripts  of 






the  JIP60 gene  is  in  close proximity  to  several QTLs  for both biotic  and  abiotic  stress  resistance, 
confirming a probable role in stress response. JIP60 probably exerts its function by reprogramming 





Figure 3. Working mechanism  for  JIP60 when  the plant  is subjected  to stress  (adapted  from  [70]). 
MeJA treatment affects the expression of several  jasmonate‐inducible proteins (JIPs) and proteases. 






counterparts  in other plant species. These unique  features of cereal RIPs probably result  from  the 
extensive evolution of cereal RIP genes. Several cereal RIPs are known for their proteolytic activation 
mechanisms. Famous examples are the maize RIP1 and the JIP60 from barley but evidence exists that 





achieved by affecting  the  interaction with  ribosomal proteins  rather  than changing  the active site 
conformation. 
Another important difference between cereal RIPs and classical plant RIPs is the lack of signal 




cereal  ribosomes. Even more,  JIP60  only dissociates  barley  ribosomes  in  certain  stress  situations 
suggesting  that  barley  ribosomes  are  somehow  ‘marked’  for  cleavage  in  specific  situations. This 
underlines  the  potential  complexity  of  the  interaction  between  cereal  RIPs  and  (conspecific) 
ribosomes. 
Studies on the physiological roles of cereal RIPs often focus on one specific action of an RIP. For 












RIPs could also be exploited  in other research  fields. An example  is  the use of maize RIP1  in  the 
combat against human immunodeficiency virus (HIV). The unique activation mechanism of maize 
RIP1  has  been  exploited  to  enhance  the  specificity  of  the RIP  against HIV  infected  cells  by  the 
introduction of HIV‐1 protease recognition sequences in the internal inactivation region [142]. 
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